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Aislamiento y caracterización de chaetoceros spp. en geotextiles instalados en el canal de 
marea Puerto Rico, Tumbes 2014. 
Br. Jhonny Gerson Mendoza Preciado
1 
Mg. Marco Antonio Zapata Cruz
2 
RESUMEN 
El presente estudio tuvo como objetivo el aislamiento y caracterización de chaetoceros 
spp. endesarrollo sobre geotextiles del canal de marea Puerto Rico, Tumbes y aislar cepas 
de estas diatomeas. Se realizó la caracterización molecularmente, logrando una extracción 
de muestras completas, se seleccionó un mix de muestras de los sustratos artificiales, los 
que fueron colocadas en tubos de ensayo y luego fueron refrigeradas por 30 días. Y luego 
se extrajo su ADN con el fin de realizar un prueba de PCR metagenómica. La cual dio 
resultados negativosa lo que se esperaba identificar porque la prueba identifico otras 
especies como bacterias y algunas diatomeas. Al realizar la caracterización de las 
microalgas fijadas en los geotextiles a nivel metagenómico dirigido al 23S resultando que 
el grupo prominente pertenecían a las algas verdes (70,7%) dominadas por algas 
unicelularesPrasinophyceae (50,4%), Trebouxiophyceae (6,8%), Pedinophyceae (4,6%) y 
en menor proporción por macroalgas verdes mesostigmatophyceae (8,9%). Le siguen en 
importancia las algas rojas Florideophycea (13,0%), las flageladas (Euglenida 5,6%), y 
otras no identificadas de (10.7%) según se pudo observar (figura 6). 
 
Palabras clave: Chaetoceros spp, aislamiento, caracterización y geotextil.
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ABSTRACT 
The present study aimed at the isolation and characterization of chaetoceros spp. Under 
development on geotextiles of the tidal channel Puerto Rico, Tumbes and isolate strains of 
these diatoms. The molecular characterization was performed, obtaining a complete sample 
extraction, a mix of samples of the artificial substrates were selected, which were placed in 
test tubes and then cooled for a period of time of approximately 30 days. And then his 
DNA was extracted in order to perform a metagenomic PCR run. Which gave negative 
results to what was expected to identify because apparently the metagenomic resulted in 
the identification of other species as bacteria and some diatoms. In order to characterize the 
microalgae fixed in the geotextiles at a metagenomic level directed to 23S, the prominent 
group belonged to the green algae (70.7%) dominated by unicellular algae Prasinophyceae 
(50.4%), Trebouxiophyceae (6.8%), Pedinophyceae (4.6%) and to a lesser extent by green 
macroalgae mesostigmatophyceae (8.9%). Next are in importance red algae 
Florideophycea (13.0%), flagellates (Euglenida 5.6%), and other unidentified (10.7%). 
(Figure 6). 
Key words: Chaetoceros spp, isolation, characterization and geotextile 
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I. INTRODUCCION 
Bajo el término de microalga se incluyen aquellos microorganismos unicelulares 
capaces de llevar a cabo la fotosíntesis. En esta categoría quedan agrupadas las 
cianobacterias (conocidas tradicionalmente como algas verdeazuladas) junto con algas 
eucariotas (tradicionalmente algas verdes, rojas y doradas). Las microalgas son en general 
organismos fotoautótrofos, es decir, obtienen la energía de la luz proveniente del Sol y se 
desarrollan a partir de materia inorgánica. Sin embargo, algunas especies son capaces de 
crecer empleando materia orgánica como fuente de energía o de carbono. Según esto, la 
producción de microalgas se divide en:  
a) Fotoautótrofa: las algas obtienen la energía del Sol y el carbono de compuestos 
inorgánicos (sales). Son a las que nos referiremos principalmente en este trabajo. 
b) Fotoheterótrofa: obtienen la energía del Sol y emplean compuestos orgánicos como 
fuente de carbono. 
c) Mixotrófica: muchas algas son capaces de crecer bajo procesos tanto autótrofos como 
heterótrofos, de manera que la fuente de energía es tanto la luz como la materia 
orgánica. El carbono lo obtienen por tanto de compuestos orgánicos y de CO2. Algunas 
de estas algas son la Spirulina platensis o la Chlamydomonas reinhardtii. 
d) Heterótrofa: los compuestos orgánicos proporcionan tanto la energía como la fuente de 
carbono. Es decir, existen en efecto algas que pueden desarrollarse bajo ausencia de luz, 
como por ejemplo Chlorella protothecoides. La producción fotoautótrofa de algas (para 
uso distinto al energético) es actualmente la única técnica y económicamente viable a 
gran escala (Brennan y Owende 2010) 
Las posibilidades de producción de fitoplancton bajo condiciones controladas en 
actividades acuícolas se han incrementado notablemente para suplir la demanda nutricional 
de organismos (especialmente en estado larvario) de importancia económica. En un 
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laboratorio de producción masiva de fitoplancton se mantienen los cultivos en las 
condiciones de luz, temperatura, pH y aireación adecuados para lograr el crecimiento 
óptimo de las algas. Las microalgas son organismos autótrofos que utilizan la luz solar y 
los nutrientes presentes en su medio para producir biomasa y oxígeno. Existe una variedad 
grande de microalgas que en su mayoría son unicelulares, filamentosas(Coll 1991). 
 
II. ANTECEDENTES 
Las diatomeas bentónicas no han sido tan estudiadas, ni utilizadas en maricultura, sin 
embargo, al igual que las diatomeas planctónicas, poseen grandes cantidades de ácidos 
grasos, aminoácidos esenciales, vitaminas y proteínas. Ellas serían de gran interés para las 
especies cultivadas que presenten hábitos bentónicos al menos en alguna fase de su ciclo 
de vida (Siqueiros 1994). 
Spiniello (1996), caracterizó cuatro cepas diferentes de diatomeas, utilizando medio 
agar agar en la siembra y combinando con diluciones sucesivas con el medio Guillar f/2. 
Las diatomeas, son muy importantes entre las microalgas, se estima que su producción 
de biomasa equipara a la realizada en todas las selvas tropicales del mundo (Field et al. 
1998). 
Las microalgas se cultivan como alimento para larvas de crustáceos, moluscos y peces; 
Álvarez (2003) ha señalado que las microalgas más cultivadas en laboratorio para este fin 
son las pertenecientes a los géneros de diatomeas: Chaetoceros, Thalassiosira, 
Skeletonema, etc. y de flageladas: Tetraselmis, Isochrysis, Dunaliella, etc. Su valor 
nutricional depende de los factores limitantes para su crecimiento como son: la luz, 
nutrientes, temperatura y el pH (Tzovenis, De Pauw and Sorgeloos 1997). Chu, Phang and 
Goh (1996) también,han demostrado que la salinidad es un parámetro de importancia en el 
cultivo de microalgas. 
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La producción de microalgas está fuertemente relacionada con la cantidad de nitrato, 
fosfato y sílice disponibles en el medio y la deficiencia de uno de ellos puede ser un factor 
limitante (Fernández 1999). 
Los microorganismos que forman parte del perifiton son fácilmente disponibles y 
abundantemente consumidos, siendo componente primordial de la cadena trófica. Su 
productividad es mayor a la del plancton. Las microalgas son el segundo grupo colonizador 
después de las bacterias (Romaní y Sabater 1999). 
Los Chaetocerosson el género más grande de planctónicos marinos, diatomeas con 
aproximadamente 400 especies descritas. Aunque un gran número de estas descripciones 
no son válidos. A menudo es muy difícil distinguir entre los diferentes Chaetoceros 
especies. Varios intentos se han hecho para reestructurar este gran género en subgéneros y 
este trabajo está todavía en curso.  Sin embargo, la mayor parte del esfuerzo por describir 
las especies se han centrado en las zonas boreales, y el género es cosmopolita, por lo que 
es probable que haya un gran número de especies tropicales aún no descritas. (Bouchard 
and Anderson 2001). 
Dentro de las microalgas bentónicas, las diatomeas son particularmente interesantes. 
Tienen ciclos de vida cortos, responden rápidamente a los cambios ambientales, lo que las 
hacen ideales como indicadores de calidad del agua. Las formas de crecimiento sésil sobre 
el sustrato no les permiten evitar los contaminantes, y por lo tanto toleran el ambiente o 
fallecen (HauerandLamberti 1996; Hering et al. 2006; Wunsam, Cattaneo and Bourassa 
2002). Por esta razón son consideradas como testigos más confiables de los procesos 
ocurridos en el sistema a comparación del plancton (Andreu and Camacho 2002). 
Las diatomeas están conformadas por 290 géneros y 12 000 especies (Dawes 1991; 
Round et al. 1990 citados en Spiniello 1996) son cosmopolitas y se hallan formando parte 
del fitoplancton, fitobentos y fitoperifiton (Spiniello 1996). 
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López et al (2004). Reportaron que en laboratorios productores de postlarvas de 
peneidos del noroeste de México se cultivan las especies Chaetoceros muelleri, C. 
calcitrans, Isochrysis sp, Tetraselmis suecica, T. chui y Dunaliella tertiolecta. La 
producción de microalgas para la alimentación de las larvas de langostino en los 
laboratorios comerciales del noroeste de México está basada en un número reducido de 
especies. Las más importantes son las diatomeas céntricas Chaetoceros spp., con una 
concentración media cercana a 1 x 10
6
 cél.ml
-1
 y con una producción de biomasa orgánica 
altamente variable en cada laboratorio. 
El perifitones una comunidad compleja compuesta por bacterias, hongos, algas, 
protozoarios, nematodos, crustáceos y detritus que están adheridos a un sustrato 
sumergido, que puede ser orgánico o inorgánico, vivo o muerto. El perifiton juega un papel 
central en la fijación de carbono y el reciclaje de los nutrientes dentro de los ecosistemas 
acuáticos, se comporta como un excelente bioindicador de cambios ambientales y de la 
calidad del agua. (Azim and Wahab 2005) 
Sánchez et al.(2009). Existen pocos trabajos que se hayan realizado acerca de 
determinar las especies de microalgas que constituyen el perifiton de sustratos artificiales, 
existen un número mayor de trabajos en los cuales sólo se ha determinado el efecto del 
perifiton de los sustratos sobre el crecimiento y supervivencia de langostinos, pero no 
determinan las especies que los constituyen. Algunos trabajos realizados al respecto se 
mencionan a continuación: Coutteauand Sorgeloos (1992) manifestaron que el número de 
especies de microalgas que se utilizan como alimento vivo para fines de acuicultura es muy 
limitado, y Duerr, Molnar and Sato (1998) reportaron que los géneros usados con mayor 
frecuencia son las diatomeas Chaetoceros y Thalassiosira, la haptofitaIsochrysis, la 
eustigmatofita Nannochloropsis y la prasinofitaTetraselmis. 
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En el trabajo realizado sobre la metagenómica que reveló los aspectos taxonómicos y 
potenciales vías metabólicas de la microbiología de sedimentos de manglares. La 
extracción de ADN de las muestras de sedimentos y la aplicación directa de la 
pirosequenciación dio como resultado aproximadamente 215 Mb de datos de cuatro áreas 
distintas de manglares (BrMgv01 a 04) en Brasil. Los enfoques taxonómicos aplicados 
revelaron la dominancia de Deltaproteobacteria y Gammaproteobacteria en las muestras. 
Paired análisis estadístico mostró mayores proporciones de grupos taxonómicos 
específicos en cada conjunto de datos. La reconstrucción metabólica indicó la posible 
aparición de procesos modulados por las condiciones prevalentes encontradas en los 
sedimentos de manglar. (Andreote, F. D. and D. Chaves 2010) 
El reciente surgimiento de los enfoques de códigos de barras, junto con los de la próxima 
generación de secuenciación (NGS) ha planteado nuevas perspectivas para el estudio de las 
comunidades ambientales. En este marco, probamos la posibilidad de obtener inventarios 
precisos de comunidades de diatomeas de resultados de pirosequencia con una biblioteca 
de referencia de ADN disponible. Se utilizaron tres marcadores moleculares dirigidos a los 
genomas nucleares, cloroplastos y mitocondriales (ADNr SSU, rbcL y cox1) y tres 
muestras de una comunidad simulada compuesta de 30 cepas de diatomeas pertenecientes a 
21 especies. En el objetivo de detectar sesgos metodológicos, una muestra se constituyó 
directamente a partir de los cultivos agrupados, mientras que las otras consistieron en 
productos de PCR agrupados. Las lecturas de NGS obtenidas por pirosequenciación 
(Roche 454) se compararon primero con una biblioteca de referencia de ADN que incluía 
las secuencias de todas las especies utilizadas para constituir la comunidad simulada, y en 
segundo lugar a una biblioteca de referencia de ADN completa con una mayor cobertura 
taxonómica. Una asignación taxonómica estricta dio inventarios que fueron comparados 
con el real. Se detectaron sesgos debido a la extracción de ADN y la amplificación por 
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PCR que dio lugar a la detección de falsos negativos. Por el contrario, los errores de 
pirosecuenciación parecían generar falsos positivos, especialmente en el caso de especies 
estrechamente relacionadas. La cobertura taxonómica de las bibliotecas de referencia de 
ADN parece ser el factor más importante, junto con el polimorfismo marcador que es 
esencial para identificar taxones a nivel de especie. RbcL ofrece un alto poder de 
resolución junto con una gran biblioteca de referencia de ADN. A pesar de que necesitan 
mayor optimización, la pirosequenciación es adecuada para identificar conjuntos de 
diatomeas y puede encontrar aplicaciones en el campo del biomonitoreo de agua dulce. 
(Kermarrec et al. 2013). 
Vera, T. (2010) Señala que se aisló 6 cepas de diatomeas bentónicas, 5 con diluciones 
sucesivas y siembra en medio sólido y una por captura con micropipeta y siembra en agar.  
Cabe destacar que el aislamiento fue destinado a obtener cepas de diatomeas bentónicas, 
por lo que, se seleccionaron únicamente aquellos pocillos, (microplacas - diluciones) y 
aquellas colonias (siembra en agar) que presentaron este tipo de diatomeas. Durante el 
proceso de aislamiento, algunas diatomeas, crecieron únicamente en agar, pero con mínimo 
crecimiento. Considerando que uno de los objetivos planteados fue el de obtener cepas de 
diatomeas de interés con los medios comerciales existentes; ante tales circunstancias, este 
tipo de microalgas no fueron consideradas. Obtuvo cultivos de seis cepas de diatomeas 
aisladas, con carga bacteriana entre 10
2
 a 10
4
 UFC/mLy aplicando peróxido de hidrógeno 
(30 ppm) por1 hora la redujo a 1 (10 - 100 UFC/mL), sin dañarsu viabilidad, las células 
crecieron óptimamente; por el contrario, los tratamientos con concentraciones superiores a 
30 ppm no registraron crecimiento bacteriano, pero en la mayoría de los casos la viabilidad 
de la cepa se vio afectada. 
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III. MATERIAL Y MÉTODOS 
3.1 Material 
3.1.1 Material biológico. 
Cepa de Chaetoceros spp.  
Materiales de campo. 
2 m Fibra geotextil. 
3.1.2 Materiales de laboratorio. 
a. 20 Baldes plásticos de 10 L transparentes con tapa 
b. 36 Manguera plástica de 5 mm de diámetro. 
c. 24 Válvulas de conexión para manguera plástica de 5 mm. 
b. 36 Té, crucetas, uniones. 
c. 24Piedras difusoras de 2 pulgadas. 
d. 10 Matraces de 250 ml, 500 ml y 100 ml. 
e. 10 Beacker de 500 ml. 
f. 10 Cajas de láminas porta objeto. 
g. 10Cajas de láminas cubre objeto. 
h. 7 Pipetas Pasteur con punta sesgada de 01 ml. 
i. 8 Tapones de algodón. 
j. 10 Cintas masketing. 
k. 5 Plumones tinta indeleble. 
l. 10 Pliegos papel aluminio. 
m. 5 Cajas Petri. 
n. 24 Filtros cónicos de 1 micrómetro y 5 micrómetros. 
 
3.1.3 Equipos. 
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a. 1 Autoclave. 
b. 2 Microscopio compuesto. 
c. 1 Refractómetro. 
d. 1 Equipo multiusos. 
e. 4 Aireadores. 
f. 1 Estufa con rango de 120 ºC a 150 ºC. 
g. 1 Balanza analítica de 0,1 mg a 210 g. 
h. 3 Mechero bunsen. 
3.1.4 Reactivos: 
a. 300 g de Agar agar. 
b. 1 L de medio Guillard F/2. 
c. 300 g de Bacto agar. 
3.1.5 Material de oficina. 
a. 1 Millar de papel bond tamaño A-4 de 75g. 
b. 1 Memoria USB de 4 Gb. 
c. 1 Libreta de laboratorio. 
d. 3 Unidades de lapiceros. (Rojo, Azul y Negro). 
e. 5 CDS. 
3.2 Métodos 
3.2.1 Ubicación del lugar de ejecución. 
El canal de marea Puerto Rico, Tumbes 2014. Las diferentes etapas del trabajo fueron 
realizadas en los laboratorios de Microcultivos y Biología molecular de la Universidad 
Nacional de Tumbes, ubicada entrelas coordenadas geográficas. 03º 30’ 18.45’’ S, 80º 23’ 
35.81’’ W. (Figura: 1), la etapa de colocación de los geotextiles, estos fueron ubicados en 
zonas colindante a la facultad. 
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Figura 1Ubicación del lugar donde se desarrollaron las etapas del trabajo de laboratorio 
dela tesis. Fuente: Google Earth 2016 
 
3.2.2 Acondicionamiento de laboratorio 
El aislamiento y caracterización de Chaetoceros sp. serealizó en los laboratoriosantes 
mencionados, Se limpió y desinfectado con hipoclorito de sodio al 5%.Para el caso de 
materiales de vidrio como probetas, tubos de ensayo, matraces etc. fueron sumergidos en 
una solución de hipoclorito de sodio en 50 ppm por 10 minutos, después se realizó un 
secado a temperatura ambiente, luego se envolvieron con papel kraft y se esterilizaron en 
seco en estufa a 150°C durante 1 hora.  
3.2.3 Preparación del medio de cultivo. 
Agar-Agar.Se preparó 23,5 g de agar agar en un litro de agua destilada purificada, 
luego se calentó a fuego lento y agitado suavemente hasta su completa disolución y 
ebullición durante 180 seg Para luego ser esterilizado en autoclave a 121 °C (15 libras de 
presión) durante 15 minutos. Se dejó enfriar a una temperatura entre 45-50 °C y luego se 
realizó una siembra de muestras en placas Petri estériles. 
 
Medio Guillard F/2 modificado. Se preparó en un litro de agua destilada se preparó la 
solución de nitrato de sodio, disolviendo 150 g NaNo3; para el caso de solución de fosfatos 
se disolvió 10 g/L de fosfato de sodio monobásico, y para el caso de diatomeas, se empleó 
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una solución de silicatos con 60 g/L de metasilicato de sodio nona hidratada. El fierroFe-
EDTA, se disolvio 5 g en 900 ml de agua destilada y se le añadió 1 ml de cada una de las 
soluciones primarias de los metales trazas, los cuales se prepararon de la siguiente forma: 
Sulfato cúprico pentahidratado, 0,98 g/ 100 ml; Sulfato de Zinc heptahidratado, 2,2 g / 100 
ml, Cloruro de cobalto hexahidratado 1,0 g/ 100 ml; Cloruro manganoso tetrahidratao, 18 
g/100 ml y molibdato de sodio, 0,63 g/100 ml, las vitaminas se prepararon de la siguiente 
manera: la solución de Biotina se hizo pesando 0,1 g de Biotina cristalizada, aforada a un 
litro de agua destilada. La solución de cianocobalina (B12) se disolvió 0.1 g/L de agua 
destilada. La solución de Tiamina (B1) pesando 20 mg en 100 ml de agua destilada. Para el 
caso de la Biotina y la (B12) se preparó tomando 10 ml de cada una de ellas, aforadas a un 
litro. 
 
AGAR TSA(Medio tripticaseina de soya): crecimiento los chaetoceros.  
Procedimiento:  
a) Se pesó la cantidad de 1 g /100 ml de agua esteril. 
b) se agregaron 2,0 g de NaCl por cada 100ml de agua. 
c) Se disolvió el medio en agua destilada en un matraz y fue calentado en el termo 
agitador hasta el punto de ebullición para que se disuelva completamente (deber 
quedar cristalino). 
d) Se controló el pH a 7,3 ± 0,2  
e) Se esterilizo en autoclave a 120°C por 15 minutos.  
f) Se dejó enfriar hasta alcanzar una temperatura de 45°C, y posteriormente se realizó 
la siembra. 
3.2.4 Preparación del buffer de lisis CTAB (NaCl, Tris, EDTA, CTAB). 
11 
 
En un tubo falcónde 50 ml se diluyo 4,09 g de NaCl en 25 ml de agua destilada a 64 ºC 
seguidamente se le adiciono 0,37 g de EDTA, 0,61 de tris y 1,0 g de CTAB (bromuro de 
cetil trimetil amonio), estos reactivos se diluyeron de manera homogénea, luego se enrazó 
hasta un volumen total de 50 ml, dicha solución se mantuvo en refrigeración a -20 ºC hasta 
ser usada en la extracción del ADN. 
3.2.5 Preparación del buffer set (sucrosa, TRISHCLY) 
Se colocó en un tubo falcón 45 ml se diluyo 9 g de sucrosa y 2,25 de TRISHCL y se 
adiciono EDTA y se enrraso´con agua destilada. 
3.2.6 Extracción de ADN de acuerdo al protocolo de sedimento marino. 
Se colocó 1mg de la muestra en un tubo de centrifugación de 1,5 ml que 
contenía 1ml de búfer SET(20% de sucrosa, 50 mM de Tris Hcly 50 Mm 
EDTA ph8), se llevó a congelación por una hora y se procedió a macerar, 
posteriormente se agito vigorosamente en vortex y se adiciono 38 µL de 
lisosyma (20 mg/ml) y 5 µL de Proteinasa K y 100 µL de SDS 10% (W/V en 
buffer Set). Las muestras se pusieron a incubar a 60°C por 30 minutos. 
Posteriormente se llevó a centrifugar a 10 000 g por 10 minutos. 
El sobrenadante extraído fue transferido a un nuevo tubo y se le agregó un 
volumen igual de fenol cloroformo y alcohol isoamil (25:24:1) y se llevó a 
centrifugación a 10 000 rpm x 5 minutos. Debido a la cantidad de materia 
orgánica presente en la muestra se realizó un segundo lavado con cloroformo 
alcohol isoamil (24:1). El sobrenadante fue precipitado con isopropanol y/o 
(500 µLEtanol al 95% con 0,1vol de acetato de sodio 3M ph 5,2), y sedejó toda 
la noche en incubación a -4°C posteriormente el ADN fue recuperado por 
centrifugación a 14 000 g por 10 minutos. Se procedió a lavarcon etanol al 70 
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% y se centrifugó(10 000 rpm)durante 5 minutos. Y dejó secar por 10 minutos a 
temperatura ambiente, luego fue resuspendido en 30 µL de T.E a pH 8. 
3.2.7 Amplificación por PCR. 
Se emplearon los primers p23SrV-f1 y p23SrV-r1de 400 - 450 pb citado por (Sherwood 
and Presting2007). 5 6 7 8 9 M 
Por cada reacción de PCR se realizó un programa de Amplificación para los Primers, 
con las condiciones indicadas en la tabla 1 
Tabla 1: Programa de Amplificación para los Primers 
 
 
 
 
3.2.8 Migración en electroforesis. 
La migración de los amplicones (15 μL) se realizó en gel de agarosa al 1,5% y se 
visualizaronlas bandas con luz ultra violeta. se comprobó los amplicones correctos, estos 
fueron enviados a secuenciar en la empresa Humanizing Genomics. Macrogen. Dela 
ciudad de New York. Estados Unidos de América. 
3.2.9 Caracterización molecular de microalgas. 
Se identificaroncon la técnica de reacción de la cadena polimerasa (PCR). Para la 
caracterización molecular de cepas de diatomeas aisladas del perifiton, se utilizaron 
protocolos y kits de amplificaciones de ADN ribosomal comerciales. 
3.2.10 Secuenciación y clasificación taxonómica. 
Los amplicones seleccionados fueron enviados al laboratorio de Humanizing Genomics. 
Macrogen. En New York. Estados Unidos de América. El análisis y comparación de las 
PROCESO/PRIMERS p23SrV-f1 / p23SrV-r1 
Desnaturalización inicial 94 ˚C - 4 minutos 
Número de ciclos 35 
Desnaturalización 94˚C - 45 segundos 
Hibridación 58˚C – 60 segundos 
Polimerización 72˚C - 2 minutos 
  
Polimerización Final 72˚C - 10 minutos 
Conservación 04˚C – 24 horas 
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secuencias nucleotídicas obtenidas con las secuencias disponibles en los bancos genómicos 
se realizó con el programa Basic Local Alignment Search Tool (BLAST) disponible online 
en el sitio National Center for Biotechnology Informatión (NCBI). 
3.2.11 Obtención de las muestras (cepas). 
Con el fin de lograr la fijación de diatomeas bentónicas. Se utilizaron sustratos 
artificiales (fibra geotextil), los que fueron ubicados en dos puntos diferentes en 
el canal de marea de Puerto Rico, de Puerto Pizarro, en las coordenadas 
geográficas: el primer punto en 3º30’27,90’’Sy 80º23’49,66’’O y el segundo 
punto en 3º30’25,47’’S y 80º23’49,18’’O. como se observa en la (Figura: 2). 
 
Figura 2:Ubicación de los sustratos artificiales para la fijación de cepas de 
microalgas. Fuente: Google Earth 2016 
 
 
3.2.12 Extracción y tratamiento de las muestras. 
Después de haber colocado los sustratos en el canal de marea, se recogieron 
mensualmente muestras del geotextil realizándose cortes de 3 cm
2 
suspendidos 
en baldes plásticos con 500 ml de agua marina filtrada y nutrida con el mismo 
medio antes descrito, manteniéndose con aireación constante, luz artificial y 
temperatura ambiente.  (Figura: 3).Se seleccionó una combinación de muestras 
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de los geotextiles,y se colocaron en tubos de ensayo y refrigeradas por 30 días, 
luego se extrajo su ADN con el fin de realizar una corrida PCR. 
 
Figura 3:Extracción y tratamiento de las cepas de microalgas fijadas en los sustratos 
artificiales. 
 
3.2.13 Aislamientoy purificación de Cepas 
3.2.14 Se realizó utilizando técnicas: diluciones sucesivas, aislamiento en placas y 
aislamiento con micropipeta. Se utilizó el medio Guillard f/2 para realizar 
las diluciones sucesivas y aislamiento con micropipeta. El aislamiento en 
placas se realizará con el mismo medio, solidificado con bacto-agar a razón 
de 20 g/L. Los cultivos se desarrollaron a temperatura ambiente e 
iluminación constante, y fue purificado a través de siembras clónales 
sucesivas para eliminar potenciales contaminadores o contaminantes 
(ciliados, microalgas, etc.). Se utilizó peróxido de hidrógeno (H2O2) y 
antibióticos (oxitetraciclina) para eliminar las bacterias asociadas a las 
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microalgas que fueron aisladas (Figura: 4).
 
Figura 4:Aislamiento y purificación de las cepas de microalgas  
 
3.2.15 Conservación de las cepas. 
Se aislaron y conservaron en tubos de ensayo en refrigeración a 4 °C. (Figura 
5). 
 
Figura 5. Conservación de las cepas y del medio Guillard f/2 
 
 
3.2.16 Caracterización molecular de bacterias 
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La identificación del  ADN de las bacterias encontradas en el perifiton, se 
procedio al igual que con microalgas, utilizando la técnica de reacción de la 
cadena polimerasa (PCR) amplificando selectivamente fragmentos de ADN 
genómicos, protocolo a nivel comercial, para finalmente almacenar a -20 °C y 
para asegurar la presencia del ADN se realizó la migración del material por 
electroforesis. La amplificación por PCR se realizó empleando juegos de 
primers16S RNA, se migraron los amplicones, las bandas se visualizaron con 
luz ultra violeta, y una vez que se comprobaron los amplicones correctos 
(presencia de una sola banda y del tamaño esperado), estos se enviaron a 
secuenciar igual como se hizo con las microalgas. 
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IV. RESULTADOS 
La caracterización de las microalgas a nivel metagenómico dirigido al 23S dio 
como resultado mayoritario las algas verdes (70,7%) predominando algas 
unicelulares   Prasinophyceae (50,4%), Trebouxiophyceae (6,8%), 
Pedinophyceae (4,6%) y en inferior porcentaje las macroalgas verdes 
mesostigmatophyceae (8,9%). y las algas rojas Florideophycea (13,0%), las 
flageladas (Euglenida 5,6%), y otras no identificadas (10.7%). (Figura 6). 
 
Figura 6. Caracterización metagenómica de las comunidades 
microbianas a nivel de Clase. 
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Figura 7: Amplificación de la migración de ADN genómico, en muestras de sustratos. 
 
 
Figura 8:Amplificación de la migración de ADN genómico, de muestras en sustratos. 
 
Al realizar la corrida por PCR metagenómica, dio resultados negativos respecto a la 
presencia de Chaetoceros sp. Porque dio como resultado la identificación de otros grupos 
como bacterias y microalgas verdes y azul verdosas  como se observa en la figura 6  XXX. 
 
La migración de los amplicones se corroboro por la presencia de una sola banda y del 
tamaño esperado, estos fueron enviados a secuenciar (Figura: 9 y 10). 
19 
 
La migración de los amplicones se corroboro por la presencia de una sola banda y del 
tamaño esperado, estos se enviaron a secuenciar.(Figura: 9 y 10). 
 
 
Figura 9. Amplificación de las diatomeas aisladas en los sustratos artificiales, de la 
primera extracción de la muestra padre (MP) 
 
 
 
Figura 10. Amplificación y migración de ADN de la segunda extracción de la muestra 
padre (MP)  
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V. DISCUSIÓN 
 
A pesar de que se indica la existencia de diatomeas y otras Microalgas en aguas y 
sustratos marinos, (Spiniello 1996 y Field et al. 1998), por la técnica de metagenómica no 
se pudo definir la presencia y la obtención de la diatomea Chaetoceros en estos ambientes, 
esto coincide con otros trabajos de autores que platean la ausencia de un protocolo 
estandarizado para definir la presencia de diatomeas y el carácter universal del gen 23 S 
como lo plantea Kermarrec et al. (2013). 
 
La aparente ausencia de diatomeas y específicamente Chaetoceros en el análisis 
metagenomico de la comunidad fotosintética también fue comunicado por Evans Wortley 
and Mann (2007) quienes al utilizar los marcadores molecularesSSU rDNA, rbcL and 
cox1, analizaron diatomeas puras mezcladasy amplicones de ADN por NGS, ellos 
confirmaron casos de falsos negativos y falsos positivos al compararlos resultados por 
metagenomica.  
 
Al igual que  Andreote et al. 2013, los resultados resaltan la presencia de una gran 
diversidad de organismos de la comunidad bacteriana fotosintética17 OTUs (Unidades 
Taxonómicas Operacionales), coincidiendo también con Spiniello (1996) por las 
características de las bacterias y lo cosmopolitas que son las diatomeas, pero, no se 
confirmó la presencia de Chaetoceros por este procedimiento utilizado (metagenómica). 
 
 
 
 
21 
 
Los procedimientos utilizados para la secuenciación de las microalgas son restringidos a 
excepción del trabajo de Steven McCanny Ward quienes utilizaron el gen ribosomal 
plastídico 23 S, al igual que ´podría usar genes identificados como código de barras de Mc 
Guillivary y Kaczmarska (2011), para diferenciar y caracterizar diatomeas. 
 
Los procedimientos de caracterización y purificación de las microalgas obtenidas, 
coincidieron con los resultados obtenidos por Vera (2010) y Diringer et al.(2010)y 
Spiniello (1996). 
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CONCLUSIONES 
 
1. El protocolo de extracción y PCR utilizado y la caracterización de la diatomea 
Chaetoceros sp. no permitió alcanzar los objetivos planteados. 
 
2. la aparente ausencia de diatomeas en los geotextiles colectados, a pesar de su 
presencia confirmada por las observaciones microscópicas, nos permiten plantear 
que la metagenomica no facilita discriminar y caracterizar la diatomea Chaetoceros 
sp de las demás.   
 
3. Se ha establecido un cepario con las primeras diatomeas nativas propias de las 
comunidades perifitonicas; realizando diluciones constantes y siembra en los 
medios agar agar y f/2, estas técnicas a pesar de no ser selectivas, contribuyeron 
favorablemente a su aislamiento pero no para su caracterización molecular.  
 
 
4. Mediante la aplicación de técnicas moleculares se caracterizaron cuatro cepas de 
diatomeas: Cylindrotheca closterium, Lithodesmium undulatum, Eunotia sp. y 
Asterionella formosa respectivamente entre las cuales no se encontró Chaetoceros 
sp. 
 
5. Aun no hay acuerdopara utilizar un gen de referencia en la taxonomía de diatomeas 
y caracterizarlas con precisión. 
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VII. RECOMENDACIONES 
 
1. Utilizar otros genes reconocidos como código de barras, y trabajar por un protocolo 
estándar y/o específicosque permitan poder discriminar las diatomeas. 
 
2. Se recomiendaoptimizar los protocolos de extracción y PCR, así como seleccionar 
marcadores suficientemente polimórfico con buena cobertura taxonómica en los 
bancos de datos genéticos. 
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